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Os animais silvestres são hospedeiros reservatórios de diversos protozoários, que podem 
representar uma ameaça para programas de conservação da fauna silvestre e, no caso de 
protozooses de caráter zoonótico, um risco à saúde humana. Os tamanduás 
(Myrmecophagidae) estão propensos a se infectar com protozoários intestinais devido ao seu 
contato direto com o solo e, portanto, é possível que apresentem uma grande variedade desses 
parasitos. Ainda há poucos estudos sobre a presença de protozoários nas fezes desses animais, 
embora já existam relatos de Cryptosporidium, Eimeria, Entamoeba, e Giardia. Este estudo 
avaliou a presença de protozoários intestinais em cinco tamanduás-bandeira (Myrmecophaga 
tridactyla) atendidos no ambulatório de animais selvagens do Hospital Veterinário da UFU. 
As técnicas escolhidas para a pesquisa foram o método de Faust e técnica de Kinyoun para 
identificação de cistos, trofozoítos e oocistos dos diferentes parasitos observados. Dois 
animais se demonstraram positivos para protozoários, um para coccídio e outro para 
Cryptosporidium. Além disso, foram identificados parasitos das famílias Ancylostomatidae, 
Strongiloididae, Trichuridae e Ascarididae em três dos tamanduás. Não foi realizada análise 
estatística dos resultados. 
 


















Wild animals are reservoir hosts of many protozoa that may represent a threat to 
wildlife conservation programs and, in the case of protozoal diseases of zoonotic character, a 
risk to human health. Anteaters (Myrmecophagidae) are propense to infecting themselves with 
intestinal protozoans due to their direct contact with the soil and therefore it’s possible that 
they present a great variety of these parasites. There are still few studies about the presence of 
protozoa in the feces of these animals, although there are already reports of Cryptosporidium, 
Eimeria, Entamoeba, and Giardia. This study determined the presence of intestinal protozoans 
in five giant anteaters (Myrmecophaga tridactyla) attended in UFU’s wild animal ambulatory. 
The chosen techniques for the screening were Faust method and Kinyoun stain to identify 
cysts, trophozoites and oocysts of the observed parasites. Two of the animals were positive to 
protozoa, one for coccidium and another for Cryptosporidium. Furthermore, parasites of the 
families Ancylostomatidae, Strongiloididae, Trichuridae and Ascarididae were identified in 
three of the anteaters. Statistical analysis of the results was not performed. 
 
Keywords: Giant Anteater. Intestinal Protozoans. Coccidium. Cryptosporidium. 
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A superordem Xenarthra é composta pelas ordens Cingulata, cujos representantes são 
os tatus e Pilosa representada pelas preguiças e tamanduás. A ordem Cingulata possui uma 
única família com diversos gêneros e 21 espécies, onze delas ocorrendo no Brasil; a ordem 
Pilosa possui dezesseis espécies distribuídas em quatro famílias, sendo doze presentes no 
território brasileiro. As principais ameaças sobre os Xenarthra são a perda e alteração de 
hábitats (mais relevante para preguiças e tamanduás), a caça (principalmente para tatus), 
atropelamentos e doenças infecciosas (ASASG, 2019; ICMBIO, 2012). 
Os tamanduás são classificados na subordem Vermilingua e divididos em duas 
famílias: Cyclopedidae (composta por sete tamanduaís do gênero Cyclopes) e 
Myrmecophagidae, que engloba o tamanduá-bandeira (Myrmecophaga tridactyla), o 
tamanduá-mirim (Tamandua tetradactyla) e o tamanduá-do-norte (Tamandua mexicana) 
(ASASG, 2019; FRANCISCO; TEIXEIRA, 2018; ICMBIO, 2012; RODRIGUES et al., 
2008). Da família Myrmecophagidae apenas o tamanduá-do-norte não ocorre no Brasil 
(ICMBIO, 2012). O tamanduá-bandeira e o tamanduá-mirim podem habitar tanto áreas de 
savana (cerrado) como florestas, sendo a extensão de sua área de vida afetada por fatores 
como temperatura e disponibilidade de recursos (BRAGA, 2010; RODRIGUES et al., 2008). 
De acordo com o Livro Vermelho da Fauna Brasileira Ameaçada de Extinção 
(ICMBIO e MMA, 2018), o tamanduá-mirim é classificado como menos preocupante – LC, 
ou seja, não é uma espécie ameaçada. Já o tamanduá-bandeira é considerado vulnerável – VU, 
pelo o critério A2c (redução da população observada, estimada, inferida ou suspeitada de ter 
ocorrida no passado, baseado no declínio da área de ocupação, extensão de ocorrência e/ou 
qualidade do hábitat, sendo que as causas da redução podem não ter cessado ou não ser 
compreendidas ou não ser reversíveis). 
Os animais selvagens são hospedeiros de uma variedade de parasitos, que podem agir 
como oportunistas ou agentes primários. As espécies mais patogênicas podem representar 
uma ameaça para os programas de manejo e recuperação de populações animais, 
especialmente para as espécies ameaçadas. Neste sentido, as infecções parasitárias são uma 
das principais doenças que acometem os animais silvestres em cativeiro (SANTOS et al., 
2015). 
As parasitoses intestinais mais frequentes em tamanduás são causadas por 
protozoários, especialmente coccídios, Giardia e amebas (CUBAS et al., 2014). Apesar disso, 
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há poucos artigos relatando a presença de protozoários intestinais em tamanduás e os 
existentes são dos gêneros Cryptosporidium, Eimeria, Isospora, Entamoeba, Acanthamoeba e 
Giardia (PÉREZ et al, 2015; ROJANO et al., 2015; MARINHO; VALDES, 2012; 
MARQUES; LUDWIG, 2011; SOLARCZYK; MAJEWSKA, 2011; SANTOS, 2011; SILVA, 
2008; COKE et al., 2002; DINIZ et al., 1995; FREITAS et al., 2006; GARDNER et al., 1991; 
LAINSON, 1968; LAINSON; SHAW, 1990; LAINSON; SHAW, 1991). O contato direto 
desses animais com o solo é um dos principais fatores de risco para o desenvolvimento de 
diversas enfermidades, principalmente de origem parasitária (FREITAS et al., 2006).  
A detecção da presença de protozoários intestinais na fauna silvestre é importante por 
dois principais motivos. Primeiramente, esses parasitos afetam a capacidade de sobrevivência 
dos animais selvagens (podendo ser inclusive a causa primária da morte), tornando-se um 
fator importante a ser considerado nas tentativas de conservação da fauna silvestre livre e em 
cativeiro. Em segundo lugar, animais silvestres são reservatórios de protozoários com 
potencial zoonótico, de maneira que podem oferecer risco à saúde humana. Assim, é essencial 
a realização de mais estudos sobre protozoários intestinais em diferentes espécies de animais 
silvestres, incluindo o tamanduá-bandeira (Myrmecophaga tridactyla). 
 
1.1 Objetivos 
1.1.1 Objetivo Geral 
 
Determinar a presença de parasitos intestinais em M. tridactyla (tamanduá-bandeira). 
 
1.1.2 Objetivos Específicos 
 
Identificar quais os gêneros de protozoários presentes; 
Determinar o grau de positividade dos indivíduos; 
Associar a positividade a variáveis epidemiológicas (sexo, idade, procedência). 
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2 REVISÃO DE LITERATURA 
 
2.1 Eimeria spp. 
 
A Eimeria é protozoário monoxeno da classe Coccidia que afeta o trato 
gastrointestinal de mamíferos e aves domésticos (TAYLOR et al., 2016; PARA-SITE, 2010). 
A doença causada por protozoários do gênero é frequentemente denominada de coccidiose 
(CARDOSO et al., 2017). Esse é o maior gênero da família Eimeriidae, sendo também 
considerado um dos mais importantes. Espécies de Eimeria são responsáveis por doenças de 
alta morbidade e, com exceção de certas espécies altamente patogênicas, a maior parte não 
gera doença clínica (TAYLOR et al., 2016; PARA-SITE, 2010). 
Apesar da grande quantidade de espécies, a maioria possui grande especificidade em 
relação ao hospedeiro, ou seja, são parasitos estenoxenos (CARDOSO et al., 2017). Além 
disso, esses protozoários possuem alto tropismo tecidual, geralmente afetando os intestinos 
delgado e grosso, embora também possam atingir fígado, vesícula biliar e rins (PARA-SITE, 
2010). 
Atualmente, na família Myrmecophagidae são descritas quatro espécies de Eimeria: 
E. escomeli, E. tamanduae, E. corticulata e E. marajoensis (DINIZ et al., 1995; FREITAS et 
al., 2006; GARDNER et al., 1991; LAINSON, 1968; LAINSON; SHAW, 1990; LAINSON; 
SHAW, 1991). 
Devido ao caráter não zoonótico, a infecção de animais silvestres por Eimeria sp. não 




A diferenciação dos gêneros da família Eimeriidae é feita de acordo com o número 
de esporocistos em cada oocisto, bem como a quantidade de esporozoítas em cada esporocisto 
(TAYLOR et al., 2016). 
O oocisto é constituído de quatro esporocistos e cada esporocisto contém dois 
esporozoítas (CARDOSO et al., 2017). Os oocistos possuem formato ovoide a elipsoide e 
possuem comprimento de 10-40 µm e largura de 10-30 µm. Os oocistos de algumas espécies 
possuem estruturas especializadas, como opérculos e micrópila (PARA-SITE, 2010). 
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Quando saem nas fezes, os oocistos não estão esporulados e necessitam de um 
período de desenvolvimento até que se tornem infectantes (TAYLOR et al., 2016). 
O estudo morfométrico não deve ser o único parâmetro avaliado para a identificação 
das diferentes espécies de Eimeria, haja visto que o tamanho dos oocistos é variável. A 
morfologia dos oocistos, a espécie afetada, tempo de esporulação, também, devem ser levados 
em consideração (HASSUM et al., 2007). 
 
2.1.2 Ciclo de Vida 
 
É parasita monóxeno (ciclo de vida completo em um único hospedeiro) que possui 
ciclo endógeno e exógeno (CARDOSO et al., 2017). Além disso, sua reprodução envolve uma 
fase assexuada seguida de uma fase sexuada (TAYLOR et al., 2016). 
A porção endógena do ciclo se inicia com a infecção dos animais a partir da ingestão 
de oocistos esporulados a partir de água e alimentos contaminados, de maneira que a 
transmissão é fecal-oral (PARA-SITE, 2010). 
Em seguida, os oocistos e esporocistos excistam liberando os esporozoítos, que 
penetram nas células epiteliais do intestino. Após um período de multiplicação, forma-se uma 
estrutura denominada meronte (ou esquizonte) que contém vários organismos alongados 
conhecidos como merozoítas. Quando o meronte completa sua maturação, ocorre o 
rompimento da célula hospedeira e do meronte liberando os merozoítas (TAYLOR et al, 
2016). Essa fase de reprodução assexuada (chamada esquizogonia ou merogonia) se repete 
uma quantidade fixa de vezes de acordo com a espécie de Eimeria (CARDOSO et al., 2017). 
Após a conclusão da merogonia, os merozoítas formam os gametócitos feminino e 
masculino. Os macrogametócitos (feminino) permanecem unicelulares e aumentam de 
tamanho até que preencham a célula parasitada. Os microgametócitos se dividem 
repetidamente para formar organismos flagelados denominados microgametas. A partir da 
fecundação de um macrogametócito por um microgameta ocorre a formação do zigoto (ou 
oocisto). Essa é a fase sexuada da reprodução da Eimeria (TAYLOR et al, 2016). 
Por fim, ocorre a porção exógena do ciclo, que envolve a saída do oocisto não 
esporulado nas fezes do hospedeiro e sua transformação em um organismo infectante. O 
processo de esporulação ocorre entre dois e quinze dias e depende de fatores climáticos 




2.1.3 Patogenia e Sinais Clínicos 
 
As eimerias em geral são pouco patogênicas e dificilmente levam ao aparecimento de 
algum sintoma. Contudo, algumas espécies são altamente patogênicas, podendo levar a 
sintomas mais severos, especialmente em animais jovens (PARA-SITE, 2010). 
As espécies mais patogênicas são aquelas que afetam as células da cripta da mucosa 
do intestino grosso, prejudicando a taxa de renovação celular e absorção de água e nutrientes 
(TAYLOR et al., 2016). 
Os sinais clínicos mais severos incluem anorexia e perda de peso, diarreia profusa, 
normalmente sanguinolenta, desidratação e morte (LIMA, 2004). Esses sintomas são causados 
devido a destruição da mucosa intestinal pela lise das células epiteliais (PARA-SITE, 2010). 
A sintomatologia clínica costuma se manifestar em consequência do dano tecidual 
cumulativo resultado de sucessivas merogonias (normalmente duas ou três são suficientes) 
(PARA-SITE, 2010). 
As lesões causadas pela coccidiose podem levar a alterações irreversíveis na mucosa 





O diagnóstico é feito a partir da anamnese, sintomatologia clínica, achados post-
mortem e exame coproparasitológico (TAYLOR et al., 2016; PARA-SITE, 2010; LIMA, 
2004). 
Os achados de necrópsia incluem inflamação, hiperemia e espessamento da mucosa 
intestinal. Uma biópsia ou raspado desse local pode apresentar massas de gamontes e oocistos 
(TAYLOR et al., 2016). 
Para a visualização de oocistos no exame de fezes devem ser usadas técnicas de 
flutuação, como o método de Faust. Não é preciso utilizar um método de coloração e os 
oocistos podem ser observados em microscopia de luz. Caso as fezes estejam frescas, os 
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oocistos não estarão esporulados, tornando-se necessário o armazenamento da amostra em 
dicromato de potássio para facilitar a esporulação (PARA-SITE, 2010). 
 
2.2 Giardia spp. 
 
A Giardia spp. faz parte da família Diplomonadidae sendo um dos principais gêneros 
de interesse veterinário dessa família (TAYLOR et al, 2016). Foram descritas dezenas de 
espécies de Giardia, mas a maioria é morfologicamente indistinguível (PARA-SITE, 2010). 
A Giardia duodenalis (também denominada G. intestinalis ou G. lamblia) é 
protozoário causador de diarreia em mamíferos, aves e répteis, incluindo seres humanos 
(DUNN; JUERGENS, 2019; PARA-SITE, 2010). 
A presença de Giardia spp. foi relatada em tamanduás primeiramente em estudo 
realizado por Diniz et al. (1995). Posteriormente, Solarczyk e Majewska (2011) 
caracterizaram um isolado de tamanduá-mirim como G. duodenalis assemblage B. Além 
disso, Santos (2011) também observou Giardia spp. em tamanduá-mirim e Rojano et al. 
(2015), em tamanduás-bandeira. 
O parasito possui caráter zoonótico, de maneira que animais domésticos e silvestres 
podem atuar como reservatórios e transmissores desse protozoário para humanos (BARBOSA 




A Giardia duodenalis tem dois estágios de desenvolvimento: trofozoítos e cistos 
(PARA-SITE, 2010). 
Os trofozoítos são caracterizados por sua forma piriforme a elipsoide bilateralmente 
simétrica e presença de flagelos (oito no total, seis deles emergindo como flagelos livres). O 
corpo mede aproximadamente 12–15 µm de comprimento por 5-9 µm de largura. O lado 
dorsal é convexo e a região ventral possui um disco adesivo responsável pela fixação da 
Giardia no intestino do animal. Além dessas estruturas, o trofozoíto possui dois núcleos 
anteriores, dois axóstilos e dois corpúsculos medianos curvos (TAYLOR et al., 2016). 
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Os cistos são ovoides a elipsoides e medem 8-12 µm de comprimento por 7-10 µm 
de largura. Além disso, são envolvidos por uma membrana e possuem quatro núcleos, 
axonemas e corpos medianos (PARA-SITE, 2010). 
 
2.2.2 Ciclo de Vida 
 
O ciclo de vida da Giardia é simples e monóxeno (BERRILLI et al., 2011). A 
transmissão ocorre por meio da ingestão de cistos pela via fecal-oral, de maneira que o 
excistamento (liberação dos trofozoítas) aconteça durante a passagem pelo sistema digestório. 
Os estímulos para que ocorra o excistamento incluem uma série de condições pós-gástricas 
(como a presença de sais biliares e enzimas) (PARA-SITE, 2010). 
Os trofozoítas são a forma ativa no hospedeiro e os responsáveis pelas lesões no 
intestino e aparecimento de sinais clínicos. Eles se aderem ao epitélio intestinal por meio do 
disco adesivo, impedindo sua excreção. Por fim, alguns transformam-se em cistos, que são 
arrastados juntamente com as fezes, reiniciando o ciclo (DUNN; JUERGENS, 2019; 
CAVALINI; ZAPPA, 2011). 
 
2.2.3 Patogenia e Sinais Clínicos 
 
As infecções por Giardia raramente são graves, podendo inclusive ser assintomáticas 
(CAVALINI; ZAPPA, 2011). Além disso, infecções clínicas costumam ser auto-limitantes 
(PARA-SITE, 2010). 
A adesão dos parasitos pode cobrir grande parte da mucosa intestinal, reduzindo a 
área disponível para absorção de nutrientes. O dano às células epiteliais também aumenta a 
taxa de turnover das células epiteliais, o que eventualmente leva a atrofia das vilosidades, 
diminuindo ainda mais a taxa de absorção (PARA-SITE, 2010). 
Alguns indivíduos apresentam diminuição da motilidade gastrointestinal. Além disso, 
o parasito libera lectinas e proteinases tiol que possuem efeito citopático, resultando no 




O sintoma mais característico é a diarreia crônica (contínua ou intermitente), aquosa 
a pastosa e, por vezes, esteatorreica. Outros sintomas incluem perda de peso, retardo no 
desenvolvimento, borborigmo, dor abdominal, flatulências e náuseas. Casos mais graves 
podem levar a desidratação, letargia e anorexia (DUNN; JUERGENS, 2019; TAYLOR et al., 




Para diagnóstico de giardíase pode ser realizado exame de fezes ao microscópio, 
utilizando-se tanto análise direta (esfregaço em salina) quanto por métodos de sedimentação e 
flutuação (flotação por sulfato de zinco e concentração fecal por acetato de etilformalina, por 
exemplo) (CAVALINI; ZAPPA, 2011; DUNN; JUERGENS, 2019; PARA-SITE, 2010; 
TAYLOR et al., 2016). Nesse exame podem ser observados ambos os cistos e trofozoítas de 
Giardia nas objetivas de 10x e 40x (CAVALINI; ZAPPA, 2011). Como a excreção de 
protozoários ocorre de maneira intermitente, recomenda-se coletar três amostras fecais em 
dias diferentes para aumentar a sensibilidade do teste (DUNN; JUERGENS, 2019; TAYLOR 
et al., 2016). 
A biópsia intestinal não costuma ser utilizada em casos de suspeita de giardíase 
(DUNN; JUERGENS, 2019). Contudo, se realizado, um exame histopatológico poderá 
revelar atrofia de vilosidades, hipertrofia da cripta, número aumentado de linfócitos intra-
epiteliais e presença de trofozoítas (TAYLOR et al., 2016). 
Atualmente estão disponíveis técnicas imunológicas mais sensíveis e específicas para 
detecção de antígenos em preparações fecais (PARA-SITE, 2010). Apesar disso, ainda se 
recomenda utilizar o exame de fezes juntamente com esses métodos, visto que o diagnóstico 
diferencial de Giardia incluem outros parasitos (DUNN; JUERGENS, 2019). 
 
2.3 Cryptosporidium spp. 
 
O gênero Cryptosporidium são gregarinas de ciclo monóxeno que afetam diferentes 
espécies de mamíferos, aves, répteis e peixes. São organismos intracelulares 
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extracitoplasmáticos, pois formam vacúolos parasitóforos na borda apical de células epiteliais 
(RYAN et al., 2016; PARA-SITE, 2010; PEREIRA et al., 2009). 
A maioria das espécies afeta o intestino delgado (principalmente em mamíferos), mas 
algumas atingem o estômago (répteis) ou o trato respiratório (aves) (PARA-SITE, 2010). 
Esse é único gênero da nova subclasse Cryptogegraria, e existem mais de 20 espécies 
e aproximadamente 40 genótipos (TAYLOR et al., 2016; PEREIRA et al., 2009). Estudos 
recentes identificaram uma série de genótipos com especificidade variável para mamíferos, 
com algumas espécies sendo altamente específicas (C. hominis, por exemplo) e outras sendo 
encontradas em uma série de hospedeiros (como C. parvum) (RYAN, et al. 2016; PARA-
SITE, 2010). 
No Brasil, a criptosporidíase foi relatada por Silva et al. (2008) e por Santos (2011) 
em tamanduás-mirim, e por Marques e Ludwig (2011) e Pérez et al. (2015) em tamanduás-
bandeira. 
Assim como a giardíase, a infecção por Cryptoporidium é zoonose na qual os 
animais silvestres podem ser reservatórios e apresentar risco para a saúde humana 




O genêro Cryptosporidium possui três estágios de desenvolvimento: merontes, 
gamontes e oocistos (PARA-SITE, 2010). 
Os oocistos possuem formato ovoide ou esférico, parede lisa e dupla e medem de 3,0 
a 8,5 µm de diâmetro. Em seu interior contém quatro esporozoítos e um corpo residual, mas 
não possuem esporocistos. A maioria dos oocistos possuem parede espessa (80%) e o resto 
possui parede delgada, sendo estes responsáveis pela autoinfecção do hospedeiro (PEREIRA 
et al., 2009). Os oocistos liberados já são infectantes, pois a esporulação ocorre dentro do 
hospedeiro (TAYLOR et al., 2016). 
 




O ciclo de vida do Cryptosporidium é similar ao de coccídios (como a Eimeria) 
(TAYLOR et al., 2016). 
A transmissão ocorre via fecal-oral, a partir da ingestão de oocistos infectantes 
contidos em água, alimentos e fômites contaminados (PARA-SITE, 2010; PEREIRA et al., 
2009). 
No intestino delgado ocorre o desencistamento, liberando os esporozoítos, que 
invadem as células da mucosa intestinal e formam os vacúolos parasitóforos. Os esporozoítos 
transformam-se em trofozoítos, que por divisão múltipla formam o meronte (PEREIRA et al., 
2009). Cada meronte possui quatro a oito merozoítas em seu interior. Com o rompimento do 
meronte (e da membrana do enterócito), os merozoítas são liberados (OLIVEIRA et al., 
2012). Os merozoítas de tipo I são os responsáveis por infectar outras células, continuando a 
esquizogonia (reprodução assexuada) (PEREIRA et al., 2009). 
Após uma ou duas gerações de merontes inicia-se a gametogonia (reprodução 
sexuada) (TAYLOR et al., 2016). Os merozoítas de tipo II diferenciam-se em micro e 
macrogametócitos, sendo este fecundado e forma-se o zigoto (PEREIRA et al., 2009). Os 
zigotos se diferenciam em oocistos, sendo alguns deles (cerca de 20%) de parede fina, que se 
rompem ainda dentro do hospedeiro (autoinfecção interna). O restante dos oocistos possui 
parede espessa e são liberados já infectantes com as fezes do animal (OLIVEIRA et al., 2012). 
 
2.3.3 Patogenia e Sinais Clínicos 
 
A criptosporidíase pode se apresentar de diferentes maneiras dependendo do estado 
imunológico e exposição prévia do hospedeiro. Em indivíduos imunocompetentes, a doença 
pode ser assintomática. Na forma aguda, surgem sintomas como diarreia intermitente, aquosa, 
amarelada, fétida e profusa, náusea, vômito, dor abdominal e perda de peso. Em pacientes 
imunossuprimidos pode ocorrer disseminação extra-intestinal do protozoário, ocorrendo 
problemas respiratórios, hepatite e colecistite (TAYLOR et al., 2016; PARA-SITE, 2010; 
PEREIRA et al., 2009). 
A diarreia observada é decorrente tanto de mecanismos de má-absorção quanto de 
má-digestão. A má-absorção ocorre devido a ruptura dos enterócitos durante a fase de 
esquizogonia, levando a atrofia, entumescimento e fusão das microvilosidades. Além disso, a 
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digestão de proteínas e carboidratos é comprometida, havendo, por exemplo, diminuição no 




O diagnóstico é feito a partir do exame das fezes do animal infectado. A observação 
de oocistos em exames coproparasitológicos de rotina é difícil devido ao pequeno tamanho 
dessas estruturas (OLIVEIRA et al., 2012). Além disso, os oocistos não corados podem ser 
confundidos com leveduras (PARA-SITE, 2010). 
Um método de pesquisa que pode ser utilizado é a flutuação em solução saturada de 
sacarose, sendo os oocistos observados no aumento de 400 vezes (OLIVEIRA et al., 2012). 
Também pode-se usar a centrífugo-sedimentação pelo formaldeído-éter modificado (DE 
CARLI, 2001) 
Para facilitar a pesquisa dos oocistos, recomenda-se utilizar microscópio de contraste 
de fases ou métodos de coloração (OLIVEIRA et al., 2012). O método de escolha é a 
coloração de Ziehl-Neelsen, na qual os esporozoítas aparecem vermelho-brilhante (TAYLOR 
et al., 2016). Essa coloração é capaz de diferenciar leveduras e oocistos, pois estes são ácido 
resistentes e se coram bem com fucsina (PARA-SITE, 2010). Também pode ser usado o 
método modificado de Kinyoun (DE CARLI, 2001) 
Técnicas imunológicas e moleculares, como imunofluorescência e ELISA, também 
podem ser utilizadas (OLIVEIRA et al., 2012). Esses métodos são essenciais para classificar 
as diferentes espécies de Cryptosporidium (TAYLOR et al., 2016). 
Atualmente, pesquisadores já desenvolveram métodos mais sensíveis utilizando a 
PCR (Reação em Cadeia da Polimerase) seguida de eletroforese (PARA-SITE, 2010). 
 
2.4 Entamoeba spp. 
 
A Entamoeba faz parte do subfilo Sarcodina, cujos membros se caracterizam por 
possuírem pseudópodes utilizados para movimentação e alimentação. Além disso, seu 
citoplasma possui uma porção mais externa (denominada ectoplasma) e uma interna contendo 
vacúolos alimentares e núcleos (endoplasma) (TAYLOR et al., 2016). 
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Nem todas as espécies de Entamoeba são patogênicas, como, por exemplo, a E. 
díspar. A espécie de maior importância, tanto na veterinária quanto na medicina humana, é a 
E. histolytica (FRADE et al., 2017; CHAVES et al., 2010). 
A disenteria amebiana é mais comum em primatas (humanos e não humanos), sendo 
mais relatada em primatas de cativeiro, e algumas vezes em cães e gatos (FRADE et al., 
2017). A Entamoeba histolytica/E. dispar também afeta suínos, bovinos e roedores (TAYLOR 
et al., 2016; PARA-SITE, 2010). 
A Entamoeba é parasito de intestino grosso, mas pode se disseminar para outros 
órgãos via circulação sanguínea, principalmente fígado, pulmões e cérebro (CHAVES et al., 
2010; PARA-SITE, 2010) 
Em um estudo de Diniz et al. (1995) sobre desordens clínicas em tamanduás de 
cativeiro foi detectada a presença de Entamoeba spp. em animais da família 
Myrmecophagidae. Posteriormente, esse protozoário foi relatado em tamanduás-bandeira por 
Coke et al. (2002), Marinho e Valdes (2012) e Rojano et al. (2015). 
O potencial zoonótico da amebíase é questionável, visto que animais de companhia 
(cães e gatos) não eliminam a forma infectante da Entamoeba histolytica/E. dispar pelas fezes 




O gênero Entamoeba é caracterizado por possuir quatro estágios de 
desenvolvimento: trofozoíto, metacisto, pré cisto (fase intermediária) e cisto (CHAVES et al., 
2010). 
A Entamoeba histolytica possui duas formas de trofozoítos, sendo uma forma grande 
(20-30 µm de diâmetro) e uma pequena (12-15 µm), sendo que a pequena pode ser 
considerada como uma espécie separada (E. díspar). O núcleo é vesicular e, quando corado, é 
possível visualizar um endostômio central com um anel de pequenos grânulos periféricos. As 
fibrilas acromáticas radiais conferem ao núcleo uma aparência de “roda de carroça” 
(TAYLOR et al, 2016; PARA-SITE, 2010). 
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Os cistos são esféricos, de 10-15 µm de diâmetro e contém quatro núcleos que 
possuem corpúsculos de cromatina em forma de bastão (TAYLOR et al, 2016; PARA-SITE, 
2010). 
 
2.4.2 Ciclo de Vida 
 
O ciclo de vida da Entamoeba é simples e monóxeno (CHAVES et al., 2010) e a 
transmissão ocorre via fecal-oral pela ingestão de cistos maduros, normalmente por água ou 
alimentos contaminados (MATHEW; HORRALL, 2019). 
O excistamento ocorre no intestino delgado, sendo que há divisão do núcleo e do 
citoplasma e liberação de oito amebas a cada cisto. Os trofozoítos liberados migram para o 
intestino grosso, onde se multiplicam por fissão binária. Alguns dos trofozoítos produzidos 
encistam ambos os estágios são eliminados nas fezes (MATHEW; HORRALL, 2019; 
TAYLOR et al., 2016). 
 
2.3.3 Patogenia e Sinais Clínicos 
 
A amebíase pode se manifestar na forma intestinal e extra-intestinal, sendo esta mais 
rara (CHAVES et al., 2010). 
Na forma intestinal, a doença comumente se apresenta de maneira assintomática. 
Quando aparecem, os sintomas variam de dores abdominais moderadas, diarreia aquosa, 
evacuações frequentes e febre, a diarreia mucohemorrágica e colite severa (MATHEW; 
HORRALL, 2019; CHAVES et al., 2010). 
Os sintomas são decorrentes da ação proteolítica de enzimas secretadas pelos 
trofozoítas que produzem úlceras em forma de frasco na mucosa do intestino grosso. 
Ocasionalmente, a erosão da parede permite que haja migração amebiana através da corrente 
sanguínea, resultando na forma extra-intestinal da doença (TAYLOR et al., 2016). 
Dentre as formas extra-intestinais a mais comum é a formação de abcessos hepáticos, 
que raramente podem se romper na cavidade pleural ou pericárdio. Apesar de ser ainda mais 
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incomum, também é possível que coração, cérebro, rins, baço e pele sejam afetados 




O diagnóstico é feito, principalmente, a partir do exame coproparasitológico e de 
testes de imunodiagnóstico (MATHEW; HORRALL, 2019; CHAVES et al., 2010). 
O exame parasitológico de fezes é simples e barato. A principal estrutura visualizada 
são os cistos, mas também é possível encontrar trofozoítas. Os métodos de coproscopia mais 
utilizados são o exame direto com lugol, Hoffman, Faust e hematoxilina férrica (sendo esta 
utilizada também na coloração histopatológica do fígado). Nesse exame é impossível 
diferenciar a Entamoeba histolytica da E. díspar (CHAVES et al, 2010). 
A pesquisa de antígenos em amostras fecais também pode ser utilizada. Esse teste 
apresenta alta sensibilidade e especificidade, mas também um alto custo (CHAVES et al, 
2010). 
Exames sorológicos para detecção de anticorpos, como ELISA, aglutinação no látex, 
fixação do complemento e hemaglutinação indireta, são bastante sensíveis e capazes de 
diferenciar entre as espécies de E. histolytica e E. díspar. Contudo, os anticorpos circulantes 
são persistentes, de maneira que não é possível diferenciar infecções recentes de antigas 
(TAYLOR et al., 2016; CHAVES et al, 2010). 
Embora menos utilizada, a PCR parece ser um método sensível e específico, capaz 





3 MATERIAL E MÉTODOS 
 
3.1 Considerações Éticas 
 
O projeto foi aprovado pelo SISBIO (número de documento 66093/1) e pela Comissão 




Os animais utilizados foram provenientes do Ambulatório de Animais Selvagens HV-
UFU, pertencente à Faculdade de Medicina Veterinária (FAMEV) da Universidade Federal de 
Uberlândia (UFU), Uberlândia – MG, Brasil. O Ambulatório de Animais Selvagens HV-UFU 
atende animais silvestres trazidos pelo Instituto Brasileiro do Meio Ambiente e dos Recursos 
Naturais Renováveis (IBAMA) e pela Polícia Militar Ambiental e pets exóticos. 
Ao chegarem no Ambulatório de Animais Selvagens HV-UFU, os pets exóticos são 
encaminhados ao ambulatório onde recebem atendimento médico veterinário. Após o exame 
físico, em caso de necessidade é realizada a prescrição da medicação e em seguida, 
devolvidos aos domicílios. Em relação aos animais apreendidos pelo IBAMA e Polícia Militar 
Ambiental, os hígidos são mantidos em quarentena e em seguida encaminhados ao recinto 
existente no laboratório. Nesse local, os animais permanecem até o retorno do IBAMA, o qual 
promove a soltura em áreas de reserva florestal na cidade de Uberlândia e região, ou são 
encaminhados para outras instituições para permanecer em cativeiro. Os doentes recebem 
tratamento adequado, permanecendo no ambulatório tempo necessário para recuperação total 
ou parcial. 
A espécie Myrmecophaga tridactyla é típica do Cerrado e há relatos na região do 
município de Uberlândia. Assim, há um fluxo razoável de tamanduás resgatados no 
Ambulatório de Animais Selvagens HV-UFU, de forma que eles ficam alojados o tempo 
necessário para realização do tratamento e soltos na natureza sempre que considerados aptos a 
sobreviver. 
 




Para o estudo foram incluídos os indivíduos das espécies Myrmecophaga tridactyla 
(tamanduá-bandeira) atendidos no Ambulatório de Animais Selvagens HV-UFU entre janeiro 
e setembro de 2019. 
Foram elaboradas fichas demográficas com informações sobre os animais, como sexo, 
idade e procedência (Anexo A). 
 
3.4 Coleta e Preservação da Amostra 
 
As amostras foram colhidas da porção superior do bolo fecal (que não estava em 
contato com o solo), na quantidade desejada de 3g de fezes sólidas, ou 10 mL de fezes 
diarreicas. As fezes foram acondicionadas em potes coletores previamente identificados e 
transportadas ao Laboratório de Protozoologia (LAPRO), Departamento de Parasitologia 
(DEPAR) da Universidade Federal de Uberlândia (UFU). No laboratório as mesmas foram 
colocadas sob refrigeração, até o momento de serem processadas, tempo esse que não 
ultrapassou a 24 horas para o método de Faust (1938). Em seguida, as fezes foram 
conservadas em formol 10% sob refrigeração até a realização do método de Kinyoun (1983). 
 
3.5 Processamento das Amostras 
3.5.1 Método de Faust 
 
O método de Faust et al (1938) modificado consiste na centrífugo-flutuação em sulfato 
de zinco a uma densidade de 33%, com densidade de 1,18 g/ml. Após diluídas em água 
destilada, as fezes são homogeneizadas e filtradas. Em seguida, a mistura é transferida para 
tubo cônico e centrifugada a 2500 rpm por 60 segundos. O sobrenadante é desprezado e o 
sedimento ressuspenso em água destilada e novamente centrifugado. Esse processo é repetido 
até que o sobrenadante fique claro, sendo o conteúdo ressuspendido em solução de sulfato de 
zinco a 33%, com densidade de 1,18 g/ml. Essa nova mistura é centrifugada (2500 rpm por 1 
minuto) e, ao final do processo, as estruturas leves (alguns cistos e ovos) estão na película 




3.5.2 Coloração pela Fucsina-Carbólica/Técnica de Kinyoun 
 
A técnica de Kinyoun (1983) modificada é um método de coloração que facilita a 
visualização de oocistos de algumas espécies de protozoários intestinais, como 
Cryptosporidium, Cyclospora e Isospora. Primeiramente, as fezes (previamente 
acondicionadas em formol 10%) foram sedimentadas pelo método do formol-éter modificado. 
O esfregaço é elaborado a partir de pequena quantidade de sedimento sobre uma lâmina, com 
auxílio de um “swab”, deixando-se a amostra secar a temperatura ambiente. Após secagem, 
fixa-se com metanol. Em seguida, a lâmina é corada com fucsina carbólica (ou fenicada) por 
15 minutos, descorada com ácido sulfúrico 10% por três minutos e contracorada com verde-
malaquita por dois minutos. O material foi examinado em microscopia convencional em 





Ao todo, foram coletadas fezes de cinco tamanduás-bandeira. Os dados demográficos 
e o número de amostras coletadas por animal estão dispostos na Tabela 1. 
Não foi possível saber a idade exata dos tamanduás, apenas a faixa etária aproximada. 
Para este projeto, os animais foram divididos em filhotes e adultos. São considerados filhotes 
aqueles que ainda não atingiram a maturidade sexual, que seria menos de dois anos e meio 
para tamanduás-bandeira (M. tridactyla) (ASP, 2019). 
No momento em que se iniciou as coletas (janeiro de 2019), não havia nenhum 
tamanduá alojado no Ambulatório de Animais Selvagens HV-UFU. Dentre os indivíduos que 
foram recebidos posteriormente, apenas o animal 2 pode ser considerado de cativeiro, pois foi 
capturado e criado ilegalmente fora da natureza. 
 
 
Todas as nove amostras foram processadas dentro de 24 horas pelo o método de Faust 
modificado e posteriormente pela técnica de Kinyoun modificada para pesquisa de 
protozoários.  Os resultados obtidos estão dispostos na Tabela 2. 
O único animal positivo para protozoários pelo método de Faust foi o animal 4, no 
qual foi observado um único oocisto da subfamília Coccidia (Figura 1), porém a espécie não 
foi identificada devido a não realização de esporulação. Pela técnica de Kinyoun foi possível 
verificar a presença de Cryptosporidium (Figura 2) na terceira amostra do animal 3. 
Apesar de não ser o foco deste estudo, também foram identificados ovos de diferentes 
famílias de nematódeos em três tamanduás. No animal 1, observou-se grande quantidade de 
Tabela 1 - Identificação, dados demográficos e número de amostras coletadas por tamanduá 
Animal Sexo Faixa Etária Procedência Número de Amostras 
1 Macho Adulto Vida livre 1 
2 Fêmea Filhote Cativeiro 3 
3 Fêmea Filhote Vida livre 3 
4 Fêmea Adulta Vida livre 1 
5 Fêmea Filhote Vida livre 1 
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Figura 1 – Oocisto de coccídio encontrado 
no animal 4 
Figura 2 – Oocisto de Cryptosporidium 
encontrado no animal 3 
ovos de Trichuridae, Strongiloididae, Ancylostomatidae e Ascarididae. O tamanduá 4 também 
apresentou ovos de Strongiloididae, Ancylostomatidae, Ascarididae. No animal 3 foi 
identificada uma única larva de Ancylostomatidae na segunda amostra. 
 
 
Tabela 2 – Protozoários e helmints observados nas fezes dos tamanduás coletadas no 
Ambulatório de Animais Selvagens HV-UFU no período de janeiro a setembro de 2019 
Animal Protozoários Helmintos 
1 Nenhum Strongiloididae, Ancylostomatidae, Ascarididae, Trichuridae 
2 Nenhum Nenhum 
3 Cryptosporidium Ancylostomatidae (larva) 
4 Coccidia Strongiloididae, Ancylostomatidae, Ascarididae 





A presença de coccídios em tamanduás foi relatada em diversos trabalhos, 
especialmente o gênero Eimeria (DINIZ et al., 1995; FREITAS et al., 2006; GARDNER et 
al., 1991; LAINSON, 1968; LAINSON; SHAW, 1990; LAINSON; SHAW, 1991). Além 
disso, Rojano et al. (2015) observaram oocistos de Isospora sp. em tamanduá-bandeira 
(Myrmecophaga tridactyla), bem como outros coccídios que não foram identificados. Nesse 
estudo a presença de coccidio foi observada, apesar do gênero não ter sido identificado.  
A ocorrência de Cryptosporidium foi observado em um unico indivíduo, apesar de 
Santos (2011) comentar que esse protozoário é de elevada prevalência em vários animais 
silvestres, dentre eles os tamanduás, principalmente populações in situ, isto é, espécimes 
amostrados na natureza. Apesar disso, poucos trabalhos relatam a presença de 
Cryptosporidium em tamanduás-mirim (Tamandua tetradactyla) (SANTOS, 2011; SILVA, 
2008) e tamanduás-bandeira (M. tridactyla) (MARQUES; LUDWIG, 2011; PÉREZ et al., 
2015). Nenhum desses estudos descreve a espécie, de forma que não se sabe se os tamanduás 
são afetados por Cryptosporidium de alta ou baixa especificidade de hospedeiro ou ambas. 
Apesar de terem sido encontrados em tamanduás, não foram observados Giardia e 
Entamoeba nas amostras. Contudo, ressalta-se que coletou-se apenas uma amostra de alguns 
animais, devido a sua reintegração na natureza após a captura e exames clinicos. Dessa forma 
os resultados podem ter sido influenciados, visto que a excreção destes protozoários e outros 
parasitos ocorre de maneira intermitente (DUNN; JUERGENS, 2019; TAYLOR et al., 2016). 
Todos os helmintos encontrados neste estudo já foram observados na família 
Myrmecophagidae. Em tamanduás-bandeira (M. tridactyla), há relatos de Strongyloides spp. 
(DINIZ et al., 1995; MARINHO; VALDES, 2012), Ancylostoma spp. (MARINHO; VALDES, 
2012), Ascaris spp. (ROJANO et al., 2015; ROJANO-BOLAÑO et al., 2014) e Trichuris spp. 
(DINIZ et al., 1995). 
De acordo com o Cubas et al. (2014), os protozoários mais frequentes em 
Myrmecophagidae são coccídios, Giardia, amebas; e dentre os nematódeos citam-se 
Trichuris, Strongyloides, Ascaris, Schistosoma e Ancylostoma. Os achados deste estudo 
corroboram com essa informação e estão de acordo com artigos que relatam presença de 
parasitos intestinais em tamanduás. 
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Não foi possível realizar testes estatísticos para relacionar a positividade dos animais à 
variáveis epidemiológicas como idade, sexo e procedência do animal. Isso se deve 
primeiramente ao pequeno número de animais amostrados (cinco). Além disso, os estratos da 
população (faixa etária, sexo e procedência) não estavam bem representados: dos cinco 
tamanduás, apenas um era macho, e apenas um de cativeiro. 
Este trabalho buscou colaborar com a pesquisa de protozoários (e outros parasitos) na 
família Myrmecophagidae, algo muito importante ao se considerar a escassez de estudos 
sobre esse assunto. Contudo, é perceptível a necessidade de um projeto mais amplo, 
abrangendo maior número e variedade de espécies. Sugere-se realizar a coleta de fezes in-situ 







• Foram observados coccídio e Cryptosporidium e nematódeos nas amostras 
fecais de tamanduás;  
• Não foram encontrados Giardia e Entamoeba; 
• O baixo número amostral comprometeu a avaliação das variáveis 
epidemiológicas, não podendo se fazer associações entre positividade e idade, 
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ANEXO A – Fichas demográficas 
 
 
Nome: - Código: 1 
Espécie Idade Sexo Procedência 
Bandeira Adulto Macho Vida livre 
 
Nome: Duda Código: 2 
Espécie Idade Sexo Procedência 
Bandeira Adulto Fêmea Cativeiro 
 
Nome: Ágata Código: 3 
Espécie Idade Sexo Procedência 
Bandeira Filhote Fêmea Vida livre 
 
Nome: - Código: 4 
Espécie Idade Sexo Procedência 
Bandeira Adulto Fêmea Vida livre 
 
Nome: Eva Código: 5 
Espécie Idade Sexo Procedência 
Bandeira Filhote Fêmea Vida livre 
 
